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Em estudos anteriores sobre a malária em primatas não humanos, nativos de florestas do 
continente Americano, estão registradas apenas duas espécies de plasmódios, Plasmodium 
brasilianum e P. simium, parasitas semelhantes aos da malária humana, P. malariae e P. 
vivax, respectivamente. Estes parasitas infectam naturalmente primatas da família Cebidae e 
Atelidae. O P. brasilianum foi observado em ampla distribuição geográfica e parasitando um 
grande número de espécies de primatas, ao contrário do P. simium, restrito a três espécies nas 
áreas do Sul e Sudeste da Mata Atlântica do Brasil. Todavia, é possível que essa distribuição 
reflita uma subestimação, pois esses dados foram baseados, em sua maioria, em análises 
microscópicas e penalizadas pelas dificuldades em obter amostras, limitando-as a um pequeno 
número de animais. A introdução, no presente trabalho, de metodologias moleculares em 
adição à microscopia para a detecção e identificação dos parasitas da malária, permite abordar 
o problema das relações entre malária de primatas não humanos e malária humana, uma vez 
que interpretações conflitantes sobre a origem humana das malárias de primatas não humanos 
no continente Americano ou, ao contrário, origem simiana da malária humana, tem sido 
proposta por diferentes autores. Peculiaridades da região de Rondônia, com áreas florestais de 
instabilidade devido à intensa intervenção ambiental de origem humana favorecendo o contato 
entre o homem e animais da floresta, permitiu um estudo preliminar da prevalência da malária 
de primatas não humanos e sua possível relação com a malária humana local. Foram coletadas 
184 amostras de sangue de primatas não humanos e analisadas utilizando-se microscopia e 
técnicas moleculares. As amostras estudadas foram de animais silvestres e de cativeiro.  Os 
animais silvestres foram de duas origens: (i) áreas de instabilidade ecológica (local de 
construção de hidrelétricas, extração de madeira, etc) e (ii) áreas atualmente estáveis (antigas 
áreas de mineração e extração de borracha, atividade agrícola estável, etc.). De forma geral, a 
frequência de infecções por Plasmodium foi de 10,3% (19/184), sendo maior em animais 
selvagens (12,6%) do que em animais de cativeiro (4,1%). A maioria das infecções 
observadas nos animais de diferentes espécies foi por P. brasilianum (18/19). Nenhum caso 
de infecção por P. simium foi detectado. No entanto, foram observados 3 casos de  infecção 
por P. falciparum, estes em animais silvestres e de cativeiro (1,6%), sendo 2 dos casos 
infecções mistas com P. brasilianum.  Todas as amostras positivas foram de animais 
pertencentes às famílias Cebidade, Atelidae, Pitheciidae e um dos casos de infecção por P. 
brasilianum inclui pela primeira vez a família Aotidae. A prevalência de P. brasilianum em 
primatas não humanos capturados em área próxima a habitações humanas, bem como casos 
de P. malariae na população humana local e casos positivos de P. falciparum em primatas 
não humanos constituem evidências adicionais da possível interrelação entre malária humana 
e de primatas não humanos e que estes podem eventualmente constituir em reservatório 
natural para a malária humana, o que implicaria em futuras ações de controle da doença na 
região. 
 










In previous studies of malaria in non-human primates dwellers of forests of the American 
continent, only two species of Plasmodium parasites have been identified, Plasmodium 
brasilianum and P. simium which are similar to those that infect humans, P. malariae and P. 
vivax, respectively. These parasites are found naturally infecting primates of the Cebidae and 
Atelidae families. P. brasilianum has been observed infecting a large number of primate 
species widely distributed geographically, while P. simium has been observed in only three 
non-human primates species in the southern and southeastern areas of the Brazilian Atlantic 
Forest. The distribution of parasite and host species might however be underestimated as the 
recorded data are mostly based on microscopic investigations on a relatively small number of 
animals. The use of molecular techniques, in addition to microscopy for the detection and 
identification of malarial parasites, helps clarify the existing issues between monkey and 
human malaria, in view of the conflicting interpretations that have been proposed by different 
authors on the origin of human malaria parasites in monkeys or conversely, on monkey 
malaria parasites in humans, in the American continent. The peculiarities of the Rondonia 
region, with forests in environmentally unstable areas due to human intervention leading to 
close encounters of humans and wild animals allowed a preliminary study of the prevalence 
of monkey malaria and its possible relationship with the local human malaria. One hundred 
eighty-four blood samples of non-human primate were collected and analyzed by microscopy 
and molecular techniques. The samples examined were from wild and captive animals. The 
wild animals were from two sources: (i) areas with environmental instability (hydroelectric 
dam construction, wood extraction areas, etc.) and (ii) stable areas (former mining and rubber 
extraction areas, stable agricultural activities, etc.). In general, the frequency of infections by 
Plasmodium was 10.3% (19/184), being more significant in wild (12.6%) than in captive 
animals (4.1%). Infection by P. brasilianum was the most common in all species of monkeys 
examined (18/19). No case of infection by P. simium was observed. However, some cases of 
infection by P. falciparum were observed in wild and captive animals, 1.6%, two of them as 
mixed infections of P. falciparum and P. brasilianum. All positive samples were from 
animals of the Cebidade, Atelidae and Pitheciidae families and one case was observed for the 
first time in one monkey of the Aotidae family. The prevalence of P. brasilianum in monkeys 
caught near human inhabited areas, as well as cases of P. malariae in the local human 
population, and positive cases of P. falciparum in non-human primates provide further 
evidence of the possible interrelation between human and non-human primates malarias, the 
latter being thus potentially a natural reservoir of human malaria, requiring additional control 
measures for this disease in the region. 
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A malária é uma doença infecciosa causada por protozoários heteroxenos 
pertencentes ao filo Apicomplexa, da família Plasmodiidae, gênero Plasmodium, que 
apresenta níveis elevados de prevalência, morbidade e mortalidade (WHO, 2012). Há cerca de 
200 espécies conhecidas de plasmódios parasitas de diferentes grupos de animais vertebrados 
e novas espécies continuam sendo descritas (PERKINS & AUSTIN, 2009). As espécies que 
infectam naturalmente o homem são: Plasmodium falciparum, descrito por Welch em 1897, 
P. vivax, descrito por Grassi & Feletti em 1890, P. malariae, descrito por Laveran em 1881, 
P. ovale, descrito por Stephens em 1922 e a espécie P. knowlesi, descrito por Sinton & 
Mulligan em 1932, recentemente descrita como a quinta malária humana (WHITE, 2008; 
KANTELE & JOKIRANTA, 2011). As demais espécies infectam outros animais, incluindo 
primatas não humanos, roedores, aves e répteis escamados (PERKINS & AUSTIN, 2009). 
Todas as espécies de Plasmodium conhecidas são transmitidas por mosquitos, 
dípteros da família Culicidae, com exceção de uma única espécie, P. mexicanum, que ocorre 
em répteis e é transmitida por flebotomíneos (Família: Psychodidae) (AYALA & LEE, 1970). 
Espécies de Plasmodium de aves são transmitidas principalmente por mosquitos do gênero 
Culex e Aedes, mas raramente do gênero Anopheles (VALKIUNAS, 2005). No entanto, a 
malária nos mamíferos é transmitida única e exclusivamente por mosquitos Culicidae do 
gênero Anopheles (COATNEY et al., 2003). Atualmente são conhecidas aproximadamente 
400 espécies de Anopheles, mas apenas 60 são descritas como transmissoras da malária em 
condições naturais (TUTEJA, 2007). 
O ciclo evolutivo do parasita é extremamente complexo, no qual o Plasmodium, 
como parasita heteroxeno, evolui obrigatoriamente em dois hospedeiros para completar o seu 
ciclo: o mosquito, hospedeiro invertebrado e vetor, e os hospedeiros vertebrados (Figura 1). 
Durante o seu desenvolvimento, o parasita apresenta várias etapas, com formas morfológicas 
distintas em cada hospedeiro. Uma única fase de desenvolvimento sexuado (esporogonia) no 
mosquito, portanto hospedeiro definitivo e duas fases de multiplicação assexuada 
(esquizogonia) no hospedeiro vertebrado. Nessa primeira fase é pré-eritrocítica e passa-se no 
fígado, na malária de mamíferos e em células do sistema retículo endotelial, na malária de 
répteis e aves, a segunda se passa sempre nos eritrócitos e é responsável pela patologia 






Figura 1 - Ciclo biológico das espécies de Plasmodium. Fonte: Greenwood et al., 2008. 
 
 Apesar de o Plasmodium ter a capacidade de infectar uma variedade de hospedeiros 
vertebrados, raramente causa doença grave nos hospedeiros não humanos (ZILVERSMIT & 
PERKINS, 2008). A malária humana caracteriza-se como uma enfermidade sistêmica, febril e 
aguda, cuja gravidade e curso dependem da espécie de plasmódio, além do grau de imunidade 
do hospedeiro (MILLER et al., 2002). Já em roedores e outros primatas, sabe-se que na 
maioria dos hospedeiros experimentais a infecção é aguda enquanto que nos hospedeiros 
natuaris é geralmente crônica, com baixa parasitemia, com poucos sinais clínicos e podendo 






A malária humana tem um grande impacto econômico e social, por suas altas taxas 
de morbidade e mortalidade em áreas endêmicas (WHO, 2012). As demais malárias merecem 
atenção por seu papel na pesquisa experimental (GALLAND, 2000) e relatos de transmissão 
zoonótica envolvendo primatas não humanos na Ásia (SINGH et al., 2004; COX-SINGH & 
SINGH, 2008; LEE et al., 2010; SERMWITTAYAWONG et al. 2012). Forte suspeita existe 
também de zoonose envolvendo macacos da América do Sul (FANDEUR et al., 2000; 
VOLNEY et al., 2002; DUARTE et al., 2008) mostrando assim a importância de estudos 
sobre a malária de primatas não humanos. 
 
1.1. Epidemiologia da malária  
 
A malária apresenta ampla distribuição, ocorrendo principalmente em áreas tropicais 
da África, Ásia, Américas Central e do Sul, Oriente Médio e Oceania (Figura 2). 
Globalmente, estima-se que 3,3 bilhões de pessoas estão em risco de contrair malária, 
principalmente populações pobres (WHO, 2012). 
 
 
Figura 2 – Distribuição mundial da malária humana. Fonte: WHO, 2011. 
 
Atualmente, a malária é considerada endêmica em 104 países e territórios, sendo a 
maioria destes países localizados no continente africano. Aproximadamente 219 milhões de 





80% dos casos e 90% das mortes ocorreram no continente africano decorrentes de infecções 
por P. falciparum, sendo a maioria delas em crianças com menos de 5 anos de idade e 
mulheres grávidas. Nas Américas, a malária ocorre em 21 países, sendo o P. vivax 
responsável pela a maioria dos casos notificados na região, com exceção das regiões do Haiti 
e República Dominicana (WHO, 2012). 
O Brasil é o país que apresenta o maior número de casos de malária nas Américas 
(WHO, 2012). A transmissão é praticamente restrita à região da Amazônia Legal, onde são 
registrados 99,8% dos casos notificados no país (OLIVEIRA- FERREIRA et al. 2010). Essa 
região é composta pelos estados do Acre, Amapá, Amazonas, Pará, Rondônia, Roraima, Mato 
Grosso, Maranhão e Tocantins (Figura 3). Alguns casos de malária no Brasil ocorrem fora da 
área de transmissão ativa da Amazônia Brasileira, como os correspondentes casos autóctones 
de malária transmitida e mantida em pequenos focos com características específicas 
(OLIVEIRA-FEREIRA et al., 2010). Exemplos deles são aqueles relatados na Mata Atlântica, 
possivelmente mantidos pela infecção de primatas não humanos (DEANE, 1992; CURADO 
et al., 1997; CERUTTI et al., 2007; DUARTE et al. 2008). 
 
 
Figura 3 – Distribuição dos casos confirmados de malária no Brasil (por 1.000 habitantes). Fonte: WHO, 2012. 
 
No Estado de Rondônia foram notificados 23.123 casos de malária em 2012, 
correspondendo a 10% dos casos notificados no país. É o quarto entre os estados da 





distribuição da malária é bastante heterogênea no estado de Rondônia, tendo municípios com 
mais de 1.000 casos de malária (Porto Velho, Candeias do Jamari e Machadinho D’Oeste) e 
vinte três municípios com menos de 10 casos (BRASIL, 2013).  
O município de Porto Velho, capital do Estado de Rondônia, ocupa frequentemente o 
primeiro lugar em termos de números de casos de malária, seguido pelos municípios de 
Candeias do Jamari e Machadinho D’Oeste (BRASIL, 2013). Dos casos de malária na capital, 
aproximadamente 80% incide em áreas ribeirinhas ou associadas a estas, observando-se 
nestas áreas um alto número de portadores assintomáticos (ALVES et al., 2002; 
KATSURAGAWA et al., 2008, 2009, 2010). 
 
Tabela 1 – Casos de malária nos Estados da Amazônia Legal, ano 2012. 
Estados Total Positivo F V F+V M Não F 
AM 82.692 6.793 74.183 509 - 1.209 
PA  80.033 12.719 63.325 2.297 34 1.658 
AC 26.729 5.743 20.212 146 - 230 
RO 23.123 805 22.212 100 - 10 
AP  12.882 2.575 9.618 204 44 441 
RR  5.843 485 5.318 35 - 5 
MT 1.055 102 934 16 - 3 
MA 968 15 944 9 - - 
TO 3 1 1 1 - - 
Não F = exame realizado através de teste rápido. Em destaque cinza, os dados de Rondônia. Fonte: 
BRASIL, 2013. 
 
1.2. Malária humana 
 
Tradicionalmente, são reconhecidas quatro espécies de parasitas de malária humana: 
P. falciparum, P. vivax, P. ovale, P. malariae. Uma quinta espécie, P. knowlesi, originalmente 
descrita infectando macacos no Sudeste Asiático, foi descrita recentemente infectando 
humanos (WHITE, 2008; KANTELE & JOKIRANTA, 2011). Em geral, estas 5 espécies 
diferem uma das outras nas suas manifestações clínicas, resposta aos antimaláricos, 
transmissão, morfologia, imunidade que provocam nos hospedeiros, distribuição geográfica e 
seus padrões de recaídas (LIU et al., 1998; TUTEJA, 2007; MOHAPATRA et al., 2008).  
O P. falciparum é o causador da forma mais grave das malárias humanas, infectando 
eritrócitos em qualquer estágio de maturidade e em consequência resultando em parasitemias 
altas. Além disso, concentra-se nos pequenos vasos sanguíneos de órgãos interno vitais, 





morte (HEDDINI, 2002). Dessa forma, conhecida como terçã maligna. A identificação 
microscópica do P. falciparum é geralmente baseada na presença de pequenos trofozoítos e 
gametócitos que apresentam formas característica, com aspecto crescente ou em formato de 
banana, inconfundível com de outras espécies que infectam naturalmente o homem. Este 
estágio surge no sangue periférico somente depois de 7 a 15 dias depois das crises febris 
(DAY et al., 1998; EICHNER et al., 2001).  P. falciparum é espécie mais estudada dos 
plasmódios, por sua importância epidemiológica e pelo sucesso do cultivo in vitro. Em 2002, 
um grande avanço na luta contra este parasita foi alcançado com o sequenciamento completo 
de seu genoma (GARDNER et al., 2002). Entre os plasmódios, o P. falciparum é considerado 
o mais recente e evolutivamente o menos eficiente como parasita (COATNEY et al., 2003). 
O P. vivax é responsável pela terçã benigna, causando uma doença mais branda, 
embora questões sobre as complicações associadas com a infecção por este parasita tenham 
sido recentemente levantadas (BAIRD, 2007; ANDRADE et al., 2010; LACERDA et al., 
2012). A alta prevalência de malária por P. vivax, provavelmente decorre do aparecimento 
precoce do estágio infectante para o mosquito, os gametócitos (PRICE et al., 2009) e a 
persistência de estágio dormente (hipnozoíta) que pode permanecer no fígado por semanas a 
anos (KROTOSKI, 1985; MUELLER et al., 2009). Na fase eritrocítica, todas as formas 
sanguíneas do parasita de P. vivax podem ser visualizadas no sangue periférico em 
microscopia. Na maioria dos estágios, o tamanho do parasita é maior que o das outras 
espécies de Plasmodium humano causando um aumento no diâmetro das hemácias 
parasitadas, as quais apresentam granulações de Schüffner (GILLES, 1993). O parasita 
preferencialmente invade reticulócitos, o que limita a parasitemia para cerca de 2% dos 
eritrócitos circulantes. Para invadir os eritrócitos o P. vivax requer a interação com antígeno 
Duffy, o que explicaria a raridade de P. vivax na África Ocidental e Central, já que a maioria 
da população é Duffy negativo (MILLER et al., 1976). Entretanto, alguns trabalhos 
descrevem a possibilidade de infecções por P. vivax em indivíduos Duffy negativo (RYAN et 
al., 2006; CAVASINI et al., 2007; MENDES et al.; 2011). Por ser considerada “malária 
benigna”, leva a ser negligenciada em algumas regiões, principalmente quando coexiste com 
P. falciparum (OLIVEIRA-FERREIRA et al., 2010). Além disso, a diversidade fenotípica de 
P. vivax encontrada em populações de parasitas de diferentes regiões, sugeri forte subdivisão 
genética (COGSWELL, 1992; LI et al., 2001; HULDEN & HULDEN, 2011). 
O P. malariae, responsável pela “malária quartã”, está presente no mundo todo 





subsaariana e sudoeste do Pacífico (GRASSI & FELETTI, 1890). O parasita é caracterizado 
por um desenvolvimento lento (TSUCHIDA et al., 1982; GILLES, 1993; CHADEE et al., 
2000) e apresenta uma parasitemia de baixo grau, raramente excedendo 30.000 parasitas por 
microlitro de sangue circulante, provavelmente devido a baixa produção de merozoítos na 
fase eritrocítica, juntamente com a preferência por eritrócitos maduros (GARNHAM, 1966). 
Este parasita é capaz de persistir no sangue com baixa parasitemia por longo período (20-49 
anos ou mais) (VINETZ et al., 1998; CHADEE et al., 2000; SIALA et al., 2005; COLLINS & 
JEFFERY, 2007). Microscopicamente, esta espécie pode ser confundida com o P. vivax, o 
que resulta em infecções subestimadas em algumas regiões (CAVASINI et al., 2000; 
MOHAPATRA et al., 2008). Uma característica típica da espécie de P. malariae, são as 
formas de “faixa” ou “banda” que se estende ao longo do eritrócito parasitado no estágio de 
trofozoíto (GILLES, 1993). Historicamente, este parasita tem sido considerado de menor 
importância por causa da sua moderada infecção e baixa prevalência (BRUCE et al., 2007). 
O P. ovale é responsável por uma forma terçã benigna com ciclo de 48 horas 
(COLLINS & JEFFERY, 2005). Infecções por P. ovale são raras, exceto na África 
subsaariana e algumas ilhas do oeste do Pacífico. No entanto, a migração humana coloca a 
possibilidade de sua presença e estabelecimento em outras áreas tropicais onde os vetores 
possam está presentes (COLLINS & JEFFERY, 2005; MUELLER et al., 2007). A 
parasitemia é geralmente baixa durante a infecção por P. ovale, provavelmente devido ao 
desenvolvimento restrito a eritrócitos jovens. A alteração produzida pelo P. ovale nos 
eritrócitos infectados é semelhante ao produzido por P. vivax, onde esquizontes e gametócitos 
são similares ao de P. malariae (GILLES, 1993). Outra similaridade ao P. vivax são as 
recaídas, sendo as únicas espécies de plasmódio humano capazes de produzir formas latentes 
de Plasmodium (GARNHAM, 1980; MUELLER et al., 2009).  
O P. knowlesi é reconhecido como a quinta espécie de Plasmodium humano 
(WHITE, 2008; KANTELE & JOKIRANTA, 2011). Até agora, a transmissão natural de 
malária por P. knowlesi ocorre a partir de macacos para humanos. Dessa forma alguns autores 
acreditam que seja prematuro dizer que P. knowlesi seja a quinta espécie de malária humana, 
porque não há relatos de casos de transmissão do parasita na sequência humano–mosquito–
humano (YAMASAKI et al., 2011). Morfologicamente, o P. knowlesi apresenta semelhança 
ao P. falciparum no estágio inicial e ao P. malariae nos estágios maduros (SINGH et al., 
2004), constituindo um problema para o diagnóstico e tratamento da doença. Em vários países 





malariae através de análises microscópicas (KANTELE & JOKIRANTA, 2011). No entanto, 
com o progresso do diagnóstico molecular, a distinção entre P. knowlesi e P. malariae foi 
possível, além de identificar a importância da prevalência dessa espécie nos casos de malária 
humana, não somente na península da Malásia, mas também em outras partes do Sudoeste da 
Ásia (SINGH et al., 2004; KANTELE & JOKIRANTA, 2011). 
  
1.3. Malária em primatas não humanos  
 
A malária em primatas não humanos tem apresentado especial interesse na área da 
malariologia, desde a utilização destes como modelo animal da malária humana, para estudos 
sobre a biologia do parasita e vacinas (WATERS et al., 1993). Com os avanços nesta área, a 
partir da descrição de várias espécies de Plasmodium nesses animais, da susceptibilidade 
humana, do possível papel de reservatório e a relação filogenética desses parasitas com os 
humanos, estes animais e seus parasitas passaram a apresentar um papel central na 
compreensão da origem e controle da doença, possível depois do avanço da biologia 
molecular. 
Os primatas não humanos são particularmente os hospedeiros mais numerosos e 
vulneráveis a infecções por Plasmodium, ocorrendo em várias espécies de prossímios, 
macacos do Velho Mundo Africanos e Asiáticos e macacos do Novo Mundo (COATNEY, 
1971). Atualmente são descritas 65 espécies de primatas não humanos infectados 
naturalmente por Plasmodium (CORMIER, 2011). 
No início do século XX, a malária de primatas não humanos começou a ser descrita, 
quando a prática de importação de animais exóticos, incluindo primatas não humanos tornava-
se comum pelo uso desses animais em circos e zoológicos na Europa (LAL et al., 1988). 
Entretanto, ao contrário do que ocorre com a malária humana, objeto de grande interesse por 
razões médicas e em saúde pública, relativamente pouco se conhece sobre a malária de 
primatas não humanos. 
Atualmente são descritas 33 espécies de Plasmodium de primatas não humanos: sete 
espécies são de chimpanzés e gorilas (Pan troglodytes e Gorilla gorilla) na África Central e 
do Oeste, duas parasitam orangotangos (Pongo pygmaeus) na Indonésia e Malásia, quatro 
infectam gibões (Hylobates lar e Hylobates moloch) no Sudeste da Ásia, onze infectam 
macacos no Velho mundo (Família Cercopithecidae) na África e Ásia, duas infectam macacos 





espécies infectam lêmures (Lemur spp.) em Madagascar (Tabela 2) (LECLERC et al., 2004; 
OLLOMO et al., 2009; KRIEF et al., 2010). 
 
Tabela 2 – Espécie de Plasmodium descritos em primatas e seus respectivos hospedeiros. 
 
a = Subgênero Plasmodium (BRAY, 1958). 
b = Subgênero Laverania (BRAY, 1958). 
i = P. billbrayi foi considerado da mesma espécie de P. gaboni (RAYNER et al. 2011). 
ii = P. adleri referente ao P. GorA (RAYNER et al. 2011; DUVAL & ARIEY, 2012). 






Em contraste com o elevado número de plasmódios de macacos do Velho Mundo, de 
onde atualmente tem sido descritas as novas espécies de plasmódio de primatas, apenas duas 
espécies são conhecidas de macacos do Novo Mundo (Tabela 2), P. brasiliamum (GONDER 
& BERENBERG-GOSSLER, 1908) e P. simium (FONSECA, 1951). No entanto, este grupo 
apresenta o maior número de espécies de primatas não humanos silvestres infectados por 
Plasmodium (CORMIER, 2011). 
O P. brasilianum é responsável pela malária quartã, descoberto por Gonder & 
Berenberg-Gossler (1908) em Cacajao calvus (uacari-branco) da Amazônia Brasileira (Figura 
4). Apresenta uma ampla distribuição geográfica, sendo encontrado na floresta Amazônica do 
Panamá, Venezuela, Peru, Colômbia e Brasil, bem como na Mata Atlântica das regiões Sul e 
Sudeste do Brasil (DEANE, 1992). O P. brasilianum não só apresenta uma ampla 
distribuição, mas parasita uma grande variedade de macacos do Novo Mundo. Atualmente, 35 
espécies de macacos selvagens foram encontradas com P. brasilianum (CORMIER, 2011). 
 
 
Figura 4 – Cacajao calvus (uacari-branco) da Amazônia Brasileira. Fonte: http://www.scientificlib.com. 
 
Até 1951, P. brasilianum era a única espécie de malária de primatas não humanos 
conhecida nas Américas, quando a espécie de P. simium, foi descoberta em sangue de um 
Alouatta guariba (bugio ruivo) no Sul do Brasil, sendo responsável pela malária terçã 
(FONSECA, 1951). Ao contrário do P. brasilianum, o P. simium não só apresenta uma 
restrita distribuição geográfica, mas também foi descrito em apenas três espécies de primatas 





o Alouatta caraya (bugio preto), na Mata Atlântica do Sul e Sudeste do Brasil (DEANE, 
1992; DUARTE et al., 2008). No entanto, a sua distribuição geográfica ainda é questionada, 
já que a maioria dos dados é baseada apenas em análise de microscopia de sangue periférico, 
método de baixa sensibilidade (DUARTE et al., 2006). 
 
 
Figura 5 – Espécies de primatas não humanos susceptíveis naturalmente ao P. simium. Fonte: wikipeia.org. 
 
O Anopheles (Kertezia) cruzii é o transmissor conhecido de ambas as espécies de 
Plasmodium (P. simium e P. brasilianum) na região Sul e Sudeste da Mata Atlântica. Na 
região Amazônica, ainda não se conhece ao certo o vetor envolvido nesta transmissão 
(DEANE, 1969; DEANE & FERREIRA-NETO, 1969; DEANE et al., 1969; LOURENÇO-
DE-OLIVEIRA & LUZ, 1996). An. cruzii é uma das espécies mais abundantes na região Sul e 
Sudeste do Brasil , sendo conhecido como vetor da “malária de bromélia”, já que os vertículos 
das bromélias servem de criadouros dos vetores. Além disso, possui uma característica 
peculiar, a dispersão vertical, o que favorece o contato tanto com os primatas não humanos 
como com os humanos (DEANE, 1992).  
O desenvolvimento do parasita nos primatas não humanos é semelhante ao 





meses ou persistir por anos, no caso de P. brasilianum (DEANE, 1992). Os sintomas nos 
animais podem ser febre, apatia, perda de apetite e de peso, mas a malária pode ter cura 
espontânea. E em cativeiro a mortalidade por P. brasilianum pode ser alta (GARNHAM, 
1966; DEANE, 1992). Em geral, poucas são as informações sobre a dinâmica desses 
parasitas, principalmente em campo (COATNEY et al., 2003). 
As infecções são consideradas altas, em geral, em torno de 10%, sendo mais 
representativas nos casos de P. brasilianum. No Brasil, são registrados 14,3% dos casos, 
tendo a região Sudeste a que apresenta maior percentagem 35,6%, seguido pela Região Sul, 
com 18%, 10% na Região Amazônica e ausente na Região semi-árida do Nordeste (Figura 6) 
(DEANE, 1992). O gênero Alouatta reúne o maior número de infecções quando comparado 
com os demais primatas (DEANE, 1992; FANDEUR et al., 2000). 
 
 
Figura 6 – Infecção por Plasmodium de primatas não humanos no Brasil. Fonte dos dados: DEANE, 1992. 
 
Na Região Amazônica, a percentagem representa apenas P. brasilianum, pois casos 
de parasitismo por P. simium nunca foram registrados (DEANE, 1992; LOURENÇO-DE-
OLIVEIRA & DEANE, 1995), apesar de a região possuir uma das espécies susceptível a este 
parasita, o Alouatta caraya, e uma das maiores faunas silvestres de primatas. O vetor, An. 
cruzii, não está presente na região, mas o P. brasilianum não deixou de existir entre as 
espécies de primatas da Amazônia, tendo então outros potenciais vetores relacionados com a 
transmissão desse parasita (WARREN & WHARTON, 1963; DEANE, 1992; LOURENÇO-





distribuição geográfica de P. simium e de espécies de primatas susceptíveis para P. 
brasilianum e P. simium, já que os dados se baseiam em análises de baixa sensibilidade e a 
amostragem de espécies analisadas é relativamente pequena. 
 
1.4. Relação da malária de primatas não humanos com a malária humana 
 
Um dos grandes interesses em relatos ao estudo da malária de primatas não humanos 
se deve ao fato da maior parte destes plasmódios apresentarem uma relação com a malária 
humana, além de que, infecções naturais em seres humanos por Plasmodium de primatas não 
humanos já foram relatadas (Tabela 3) (EYLES et al., 1960; CHIN et al., 1965; DEANE et 
al., 1966). 
As duas espécies de Plasmodium responsáveis por manter a malária de primatas não 
humanos nas Américas, P. brasilianum e P. simium, são semelhantes aos parasitas da malária 
humana, P. malariae e P. vivax, respectivamente (Tabela 3). E em torno delas surge há anos 
uma grande discussão sobre a possibilidade de serem a mesma espécie, pois o nível de 
similaridade abrange as características morfológicas, imunológicas e genéticas (COCHRANE 
et al., 1985; DEANE, 1992; ESCALANTE et al., 1995; COATNEY et al., 2003; DUARTE et 
al., 2006). 
 
Tabela 3 – Espécies de Plasmodium de primatas não humanos que apresentam semelhanças 




Área de distribuição Plasmodium humano 
 
Ásia    
  P. coatney Malásia, Filipinas P. falciparum 
   P. cynomolgi* Índia, Indonésia, Malásia, Sri Lanka, Taiwan P. vivax 
   P. eylesi Malásia P. vivax 
   P. fragile Índia, Sri Lanka P. falciparum 
   P. hylobati Indonésia P. vivax 
   P. inui Índia, Indonésia, Malásia, Filipinas, Sri Lanka, Taiwan P. malariae 
   P. jeffreyi Indonésia, Malásia P. vivax 
   P. knowlesi* China, Indonésia, Malásia, Filipinas, Singapura, Tailândia, Taiwan P. malariae, P. falciparum 
   P. pitheci Malásia P. vivax 
   P. simiovale Sri Lanka P. ovale 
   P. silvaticum Malásia P. vivax 
   P. youngi Malásia P. vivax 
 
 América do Sul   
  P. brasilianum Brasil, Colombia, México, Panamá, Peru, Venezuela P. malariae 
   P. simium* Brasil  P. vivax 
* = Espécies de Plasmodium com relatos de infecção natural em humanos. Fonte: Adaptação de 





O P. brasilianum é indistinguível do P. malariae humano, com base nas observações 
morfológicas e características biológicas (TALIAFERRO, 1932; DUNN, 1965; YOUNG, 
1970; COCHRANE et al., 1985). Imunologicamente, os anticorpos contra esses dois parasitas 
apresentam reação cruzada (COCHRANE et al., 1984, 1985). Dados genéticos de genes do 
18S rDNA, SSU rRNA, citocromo b mtDNA e estrutura primária codificante das proteínas 
CSP (Circumsporozite protein – Proteína  Circumsporozoita) e MSP-1 (Merozoite Surface 
Protein – 1 – Proteína 1 da Superfície de Merozoíto), sugerem que essas espécies sejam na 
realidade uma única espécie (LAL et al., 1988; ESCALANTE et al., 1995; FANDEUR et al., 
2000; LECLERC et al., 2004). O mesmo acontece com o P. simium quando comparado com o 
P. vivax (GOLDMAN et al., 1993; LI et al., 2001;  LECLERC et al., 2004). 
Tazi & Ayala (2011) adicionaram novos dados genéticos sobre a similaridade de 
P.brasilianum e P. malariae, com relação a dois genes nucleares, SSU rRNA e o gene 
codificante da proteína MSP-1. No entanto ressaltam que o número limitado de cepas de 
Plasmodium de primatas não humanos disponíveis para análise torna a discussão ainda sem 
conclusões definitivas. Historicamente, o caso da origem filogenética do P. falciparum, é 
exemplo da insegurança introduzida por falta de dados. Isso determinou que sua origem fosse 
inicialmente descrita como sendo de plasmódio aviário, enquanto atualmente (CORMIER, 
2011), graças à descrição da variedade de plasmódios encontrados em gorilas, chimpanzés e 
bonobos e suas estruturas moleculares relacionados com os da malária humana maligna, 
esteja-se chegando a importantes conclusões sobre a linhagem filogenética do P. falciparum 
como derivada dos parasitas de macacos do Velho Mundo Africanos (RAYNER et al., 2011; 
DUVAL & ARIEY, 2012). 
A análise epidemiológica dessas espécies de malária de primatas não humanos, toma 
por base alelos do segmento de DNA responsável pela síntese de RNA ribossômico, assim 
como genes codificantes de proteínas (CSP e MSP-1), ou anticorpos monoclonas contra 
epítopo semelhante ao Plasmodium dos humanos (FANDEUR et al.; 2000; VOLNEY et al., 
2002; DUARTE et al., 2006, 2008). Desta forma, em áreas onde circulam simultaneamente 
esses Plasmodium de primatas não humanos e humanos, existe a possibilidade de que a 
malária se comporte como uma zoonose ou mesmo antropozoonose, onde a tradicional 
dinâmica de transmissão da malária humana, possa ter um novo modelo de transmissão, como 







Figura 7 – Modelo de transmissão de P. knowlesi em humanos. Fonte: YAKOB et al., 2010.  
 
1.5. Malária, uma zoonose ou antroponose? 
 
As infecções naturais em humanos por Plasmodium de primatas não humanos 
(Tabela 3) eram raras e praticamente acidentais (EYLES et al., 1960; CHIN et al., 1965; 
DEANE et al., 1966). No entanto, com os vários casos descritos de P. knowlesi em humanos 
no Sudeste da Ásia nos últimos anos, deixou de ser incomum a ponto desta espécie ser 
considerada a quinta malária humana (COX-SINGH & SINGH, 2008; WHITE, 2008). 
No Brasil, apenas um caso de infecção humana por plasmódio de primatas não 
humanos foi registrado, sendo este por P. simium. Essa infecção ocorreu em Cantareira 
(Sudeste do Brasil), onde P. simium é altamente enzoótico (aproximadamente 60% dos bugios 
são infectados), de certo modo considerado por alguns um caso acidental, devido ao fato de 
ser um dos guardas florestais que realizava capturas de vetores na copa das árvores (DEANE, 
1992), mas não deixa de mostrar a possibilidade deste tipo de infecção. 
Na região Sul e Sudeste do Brasil, os surtos de malária humana que ocorrem na 





em locais onde a transmissão de malária humana foi controlada. Com efeito, a prevalência da 
malária de primatas não humanos é alta nessas regiões onde o vetor, o An. cruzii, pode 
participar dessa transmissão zoonótica devido a sua dispersão vertical, que lhe permite se 
alimentar tanto ao nível do solo quanto ao nível da copa das árvores (DEANE, 1992).  
Infecções naturais por P. brasilianum aparentemente não foram registradas em 
humanos no Sul e Sudeste do Brasil. Entretanto, a transmissão da malária de primatas não 
humanos para humanos e vice-versa, parece não ser um evento tão raro na floresta 
Amazônica, como demonstrado nos resultados de alta prevalência de anticorpos contra P. 
brasilianum/P. malariae em primatas não humanos e em população indígena da Amazônia 
Brasileira (DE ARRUDA et al., 1989; DEANE, 1992) e nos trabalhos de Fandeur et al., 
(2000) e Volney et al., (2002) na região da Guiana Francesa em população rural. Esses fatos 
sugerem a existência de uma zoonose nessas regiões (DEANE, 1992; DUARTE et al., 2006, 
2008), mas uma antroponose também pode ser sugerida, ou mesmo ambas. 
Recentemente, a direção de transferência de hospedeiro foi avaliada com a 
comparação da diversidade gênica das espécies de Plasmodium humanos e de primatas não 
humanos para as espécies de P. brasilianum e P. simium verso P. malariae e P. vivax (TAZI 
& AYALA, 2011), o que poderia sugerir a ocorrência de uma zoonose ou antroponose. 
Interessantemente, P. malariae pode ter sido derivado de cepas de P. brasilianum (TAZI & 
AYALA, 2011; GUIMARÃES et al., 2012), e o oposto para P. vivax, P. simium pode ter sido 
derivado de P. vivax, ou seja, teríamos uma antroponose e uma zoonose, respectivamente. No 
entanto, o limitado número de sequências genômicas, principalmente das espécies de 
Plasmodium de primatas não humanos ainda deixa lacunas para essa discussão (TAZI & 
AYALA, 2011). 
Neste contexto, a ocorrência de malária em primatas não humanos deve ser melhor 
investigada, principalmente na região Amazônica, onde apresenta uma das maiores 
diversidades da fauna silvestre de primatas, prevalência de casos de malária humana e grande 
ação antrópica, resultando em um aumento do contato entre humanos e primatas não 
humanos. Estas investigações poderão dar subsídios importantes das relações da malária 








2.1. Objetivo geral 
 
Estudar a malária de primatas não humanos e sua relação com a malária humana no 
Estado de Rondônia, Amazônia Ocidental Brasileira. 
 
2.2. Objetivos específicos 
 
 Obter amostras sanguíneas de primatas não humanos mantidos em cativeiro e 
selvagens do Estado de Rondônia; 
 Detectar e identificar infecções por Plasmodium sp. em primatas não humanos 
utilizando exames microscópicos (esfregaço e gota espessa) e  moleculares: PCR  
(amplificação do gene que codifica a subunidade 18S do rRNA) e sequenciamento de  
fragmentos amplificados; 
 Determinar infecções por P. malariae em amostras de DNA genômico de pacientes da 
região de Porto Velho utilizando exames moleculares: PCR (amplificação do gene que 
codifica a subunidade 18S do rRNA) e sequenciamento de  fragmentos amplificados; 
 Avaliar o potencial zoonótico dos primatas não humanos a partir do xenodiagnóstico 
com o principal vetor da malária humana na Amazônia, Anopheles darlingi. 
 
 




3. MATERIAIS E MÉTODOS 
 
3.1. Considerações Éticas 
 
O projeto de tese foi aprovado pela Comissão de Ética em Experimentação Animal 
(CEUA) do Instituto de Pesquisa em Patologias Tropicais de Rondônia (IPEPATRO), Porto 
Velho, sob o registro CEUA/IPEPATRO 2009/1. Além disso, todos os procedimentos neste 
estudo foram aprovados em total conformidade com as autorizações específicas emitidas pelo 
Sistema de Autorização e Informação em Biodiversidade (SISBIO), processo números 14081-
3 e 17302-1, para manipulação dos animais selvagens. 
 Para as análises de amostras de origem humana, o projeto também possui aprovação 
no Comitê de Ética em Pesquisa Nacional (CEP), sob o número CEP/CEPEM/77561.  
Todas as licenças encontram-se em anexo. 
 
3.2. Amostras de primatas e área de estudo 
 
As amostras de primatas não humanos foram obtidas em áreas do Estado de 
Rondônia, incluindo duas áreas nas fronteiras com os Estados do Amazonas e Mato Grosso, 
entre julho de 2009 a novembro de 2012. As localidades de captura foram predominantemente 
áreas de Floresta Amazônica, com exceção de três localidades (Pimenta Bueno - RO, Cabixi - 
RO e Comodoro - MT), que representam áreas de transição de Floresta Amazônica e Cerrado 
(Figura 8).   
Os animais analisados pertenciam a dois grupos: (i) animais de cativeiro e (ii) 
animais selvagens. Os animais de cativeiros eram mantidos próximos das áreas de habitação 
humana, como os do Parque Ecológico de Porto Velho e os animais apreendidos pelo IBAMA 
(Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais Renováveis), na maioria das 
vezes, mantidos em residências de cidades, como animais de estimação, em áreas rurais ou 
periféricas. Os dados de origem dos animais de cativeiro são desconhecidos por se tratar de 
animais apreendidos. 
Os animais selvagens foram coletados em 11 localidades diferentes, sendo estas 
classificadas de acordo com as alterações ambientais efetuadas na área (Figura 8): 
1) Áreas florestais de instabilidade ecológica: Cujubim (fazenda Manoa, com 
extração de madeira), Porto Velho (construção de duas Usinas hidrelétricas 




(UHEs) no Rio Madeira – Santo Antônio e Jirau), Pimenta Bueno (construção de 
uma Pequena Central Hidrelétrica – PCH no Rio Machado – Rondon II) e duas 
áreas de ocupação com assentamentos agrícolas em São Francisco do Canutama – 
AM e Candeias do Jamari – RO.  
2) Áreas florestais atualmente estáveis: FLONA do Jamari (antiga mineradora de 
estanho em Itapuã D’Oeste), Machadinho D’Oeste e Costa Marques (antiga área 
de extração de borracha) e em duas áreas de manchas florestais preservadas de 
grandes monoculturas de soja em Cabixi – RO e Comodoro – MT. 
 
 
Figura 8 - Mapa de Rondônia, norte do Brasil, mostrando as localidades incluídas no estudo.  
Regiões hachuradas em cinza escuro representam os municípios contidos em áreas florestais de instabilidade 
ecológica, e as regiões hachuradas em cinza claro em áreas florestais atualmente estáveis. Os números 
representam as localidades onde foram realizadas coletas de sangue de primatas não humanos. 
 
As coletas eram realizadas em sua maioria em fragmentos florestais pela equipe do 
Laboratório de Mastozoologia e Taxidermia da Universidade Federal de Rondônia (UNIR) 
sob a supervisão da pesquisadora Mariluce Rezende para obtenção de material destinado as 
Coleções de Referência de Vertebrados Terrestres do Estado de Rondônia, sendo cedidas 




amostras de sangue de primatas não humanos para o presente estudo. E no caso de áreas de 
construção das UHEs e da PCH de Rondon II, as amostras foram coletadas por nossa equipe, 
durante o resgate dos animais antes da transferência dos mesmos para áreas de soltura, sob a 
orientação da equipe de resgate das empresas contratadas pelas concessionárias responsáveis 
pela construção das usinas. 
A identificação dos animais foi realizada de acordo com as características 
morfológicas, sendo estes classificados em famílias, gênero (RYLANDS & MITTERMIER, 
2009) e espécies (EMMONS & FEER, 1997). 
O sangue foi obtido por punção da veia femoral dos animais previamente 
anestesiados por um veterinário especializado e recolhidos em tubos a vácuo com 
anticoagulante. O volume de sangue variava de acordo com o peso e as condições físicas do 
animal avaliadas pelo veterinário. 
As amostras de sangue foram transportadas para o Laboratório de Entomologia da 
Fundação Oswaldo Cruz de Rondônia (FIOCRUZ-RO), onde foram centrifugadas para 
separação de hemácias, plasmas e leucócitos e congeladas a -20ºC. Para as coletas, 
processamento e transporte das amostras foram utilizados materiais descartáveis e proteção 
individual.  
 
3.3. Amostras de origem humana 
 
As amostras de origem humana foram selecionadas a partir de um banco de DNA 
genômico de pacientes obtidas em projetos anteriores pelas instituições CEPEM (Centro de 
Pesquisa em Medicina de Rondônia) e IPEPATRO. Essas amostras são de pacientes de áreas 
ribeirinhas de Porto Velho, como Vila Candelária, Cachoeira do Teotônio e Jaci Paraná, onde 
apresentam altos índices de malária humana, com casos de infecções assintomáticas e alta 
densidade de Anopheles, além das habitações humanas estarem próximas de fragmentos 
florestais. 
Os critérios de inclusão das amostras de origem humana foram os seguintes: (i) 
amostras positivas para P. vivax e P. falciparum em exames microscópicos e negativas em 
PCR para P. vivax e P. falciparum (únicas espécies analisadas nos projetos anteriores); (ii) 
amostras negativas exames microscópico e em PCR;  
Este critério teve como objetivo selecionar amostras possivelmente infectadas por P. 
malariae, já que é a espécie humana que apresenta semelhança ao único Plasmodium de 




primatas não humanos identificado em nossa região, o P. brasilianum, e que é praticamente 
ausente segundo as análises microscópicas realizadas no Estado (Tabela 1). De modo que seja 
possível avaliar a real presença de casos de P. malariae em humanos na nossa região. 
 
3.4. Testes parasitológicos 
 
3.4.1. Gota espessa e esfregaço 
 
O preparo e a coloração das lâminas de gota espessa e esfregaço foi realizada de 
acordo com as técnicas preconizadas pela WHO (2005). Antes da punção venosa, foi 
realizada a assepsia com álcool 70% na região femoral dos animais e após a punção, a agulha 
utilizada na coleta de sangue foi substituída por uma nova agulha estéril para transferência do 
sangue para o tubo a vácuo, evitando assim qualquer tipo de contaminação com o pelo do 
animal. 
As lâminas eram preparadas com pequenas gotas que restavam da seringa após a 
transferência do sangue para os específicos tubos de coleta de sangue. Para cada animal eram 
preparadas duas lâminas de gota espessa e dois esfregaços, de acordo com a quantidade de 
sangue disponível durante a coleta. 
Na coloração da gota espessa, no primeiro momento as lâminas eram mergulhadas 
em solução de azul de metileno por 10 segundo e em seguida mergulhadas rapidamente em 
um recipiente de água tamponada para remoção do excesso de azul de metileno. Após este 
procedimento, as lâminas eram colocadas em placas de coloração com o lado da gota voltada 
para superfície da placa, onde foram adicionado uma solução de Giemsa na proporção de 1 
gota de corante para 1ml de água tamponada para coloração por 10 minutos. Após este 
período, as lâminas foram mergulhadas em água tamponada para retirada do excesso do 
corante e finalmente secas a temperatura ambiente (BRASIL, 2009). 
Para a coloração de esfregaço foi utilizado o kit comercial Panótico Rápido LB – 
Laborclin Produtos para Laboratórios Ltda. O esfregaço foi submetido à ação de fixador e 
duas soluções corantes, por meio de imersões de 5 segundos cada, e ao final da última 
imersão lavada com água destilada para retirada do excesso de corante e secada a temperatura 
ambiente. 
A leitura das lâminas foi realizada de modo duplo cego por microscopistas do 
CEPEM, que rotineiramente realizam diagnóstico microscópico de malária em humanos que 




procuram este serviço na instituição. Além disso, uma revisão de leitura das lâminas ainda era 




O xenodiagóstico foi realizado a partir da alimentação direta de mosquitos nos 
animais anestesiados, com uma duração de 15 minutos. A espécie de mosquito utilizada no 
xenodiagnóstico foi de An. darlingi, F1 (primeira geração), com idade alada de 3 a 5 dias, 
criados no Laboratório de Entomologia da FIOCRUZ-RO de acordo com a metodologia 
descrita por Araújo et al. (2012). 
Para cada animal foram utilizados 40 mosquitos para obtenção de uma média de 20 
mosquitos alimentados no xenodiagnóstico, já que nem todos realizam o repasto sanguíneo 
durante o procedimento. Os mosquitos alimentados no xenodiagnótico foram mantidos no 
insetário do Laboratório de Entomologia da FIOCRUZ-RO com umidade (80%), 
temperaturas (27 ± 1º C) e fotoperíodo diário de 12 horas, condição propicia para o 
desenvolvimento do parasita (KLEIN et al. 1991a, 1991b; COATNEY et al., 2003).  
A dissecção foi realizada de acordo com a técnica descrita por Consoli & Lourenço-
de-Oliveira (1994), após 11 dias da alimentação dos mosquitos no xenodiagnóstico para 
pesquisa de oocistos por análise microscópica. A definição de 11 dias para dissecção foi 
baseada de acordo com o descrito por Klein et al. (1991a,b) em infecções com P. vivax e P. 
falciparum e por Coatney et al. (2008) em infecções com P. brasilianum de modo que 
aumentasse as chances de visualização de oocisto e esporozoíto de todas as espécies de 
plasmódios avaliadas. 
As amostras positivas (estômago positivo) foram submetidas à extração de DNA por 
hidróxido de sódio e detecção da espécie de Plasmodium pela técnica de Semi Nested PCR 
Multiplex descrita no item 3.5.2. 
 
3.5. Testes moleculares 
 
3.5.1. Extração de DNA 
 
 Para a extração do DNA genômico de amostras de sangue de primatas não humanos 
utilizamos o Kit Comercial de Extração da GE (Illustra genomicPrep Mini Spin Kit, GE 




Health Care – 28-9042-65), a partir de uma das alíquotas de hemácias de cada amostra de 
primatas não humanos. 
 
3.5.2. Semi Nested PCR Multiplex 
 
Para a detecção de Plasmodium foi realizada uma das técnicas de PCR, Semi Nested 
PCR Multiplex, a partir da amplificação de fragmentos do gene da região 18S rRNA do 
Plasmodium. Neste PCR, os primers foram desenhados de forma que na primeira reação 
(Semi Nested PCR) se obtenha um fragmento correspondente ao gênero de Plasmodium. E na 
segunda reação (Multiplex PCR) seja possível identificar 4 espécies de Plasmodium: P. 
falciparum, P. vivax, P. malariae/P. brasilianum e P. simium, de acordo com o fragmento 
amplificado, (Tabela 4 e Figura 9). 
Na primeira reação (Semi Nested PCR), os fragmentos foram amplificados em uma 
reação contendo: 1,5µl de tampão de Taq DNA Polimerase 10X com 25mM de Mg
2+
 (5 
primer), 1,5µl de desoxinucleotídeo trifosfatados (dNTPs) 2mM cada um (Invitrogen
®
), 1,5µl 
dos primers (2,5µM de cada primer plgen18SF e plgen18SR), 1µl de Taq DNA polimerase 
HotMaster 5U/µl (5 primer) e 5µl de DNA genômico, sendo o volume final ajustado com 
água estéril para um volume final de 15µl. Na segunda etapa (Multiplex PCR) a reação 
continha: 1,5µl de tampão de Taq DNA Polimerase 10X com 25mM de Mg
2+
 (5 primer), 
1,5µl de desoxinucleotídeo trifosfatados (dNTPs) 2mM cada um (Invitrogen
®
), 1,5µl dos 
primers (2,5µM de cada primer plgen18SR, fal18SF, viv18SF, mal/bra18SF, sim18SF), 1µl 
de Taq DNA polimerase HotMaster 5U/µl (5 primer) e 1,5µl do produto da primeira reação 
de PCR sem diluição, totalizando um volume final igual ao da primeira reação de PCR. 
 
Tabela 4 – Primers do gene 18S rRNA para identificação de Plasmodium por Semi Nested PCR 
Multiplex 















fal18SF GAATCCGATGTTTCATTTAAACTGG 747pb 
viv18SF AACGCCGTTAGCTAGATCCAC 686pb 
bra/mal 18SF GTTAAAACAGTTTCTGTGTTTTGAATA 498pb 
sim18SF AACACTGGAAAGCCTTTGCCTAAAA 343pb 
a = primer desenhado para espécies de Plasmodium encontrados na área de estudo, incluindo as variantes de 
P. vivax. 
 






Figura 9 – Posição do primer do gênero e dos primers específicos em relação ao gene 18S rRNA de P. vivax 
(GenBank #PVU93234). 
 
A PCR foi realizada em um termociclador (Veriti 96 Well Thermal Cycler - Applied 
Biosystems) nas seguintes condições: desnaturação 95ºC por 3 minutos, seguido de 30 ciclos 
de 95ºC por 3 segundos, 52ºC por 30 segundos e 68ºC por 1 minuto; segunda reação 
(Multiplex): desnaturação a 95ºC por 3 minutos, seguido por 30 ciclos de 95ºC por 30 
segundos, 55ºC por 30 segundos e 68ºC por 1min, sem a necessidade do ciclo final. 
Os amplificados foram submetidos à eletroforese em gel de agarose a 1% em tampão 
de TAE 1X. Após a corrida o gel foi corado com brometo de etídio e os produtos visualizados 
e fotodocumentados em aparelho ImageQuant (GE Healthcare
®
). 
Todas as amostras positivas para Plasmodium eram submetidas a uma nova extração 
de DNA e reação de PCR para confirmação do resultado. Ressaltando que toda manipulação 
de amostras de primatas foram realizadas separadas das amostras de origem humana. As 
amostras de primatas não humanos foram processadas no Laboratório de Entomologia 
Molecular da FIOCRUZ – RO e as amostras de origem humana no Laboratório de 




Os produtos amplificados foram primeiramente clonados em plasmídio pGEM®-T-
Easy (Promega), conforme instruções do fabricante, e, Escherichia coli da cepa TOP10 
quimicamente competentes foram transformadas com o plasmídio recombinado com o Kit Z-
Competent
TM
 E. coli transformation (ZYMO RESEARCH CORP). Os insertos do DNA 
clonado foram amplificados por PCR de colônia utilizando primer SP6/T7. 




Os fragmentos clonados e amplificados foram purificados para sequenciamento pelo 
método ExoSAP-IT (USB-Affymetrix, Santa Clara, CA, EUA) e submetidos ao 
sequenciamento na VCU – NARF (Virginia Commonwealth University - Nucleic Acids 
Research Facilities) e FIOCRUZ Bahia (Centro de Pesquisas Gonçalo Moniz – Fiocruz). 
Os dados brutos foram editados com o programa Sequencher (Gene Codes, Ann 
Harbor, MI) e as sequências identificadas por BLASTn – Basic Alignment Search Tool 
Program for Nucleotides (ALTSCHUL et al., 1990) no NCBI/GenBank.no NCBI/Genbank. 
As sequências correspondentes aos produtos de PCR obtidas na primeira reação 
foram submetidas ao BLASTn para confirmação da identidade das sequências e, em seguida 
analisadas quanto à porcentagem de identidade, empregando-se o método de múltipla 
progressão de Clustal W Multiple alignment (THOMPSON et al., 1994) por meio do 
programa MEGA4 (Molecular Evolutionary Genetics Analysis – Sofware Version 4; 
TAMURA et al., 2007). A análise de identificação foi, ainda, realizada comparando-se os 
isolados obtidos neste estudo com as sequências de referência para espécies depositadas no 
GenBank. 
As amostras obtidas neste estudo estão sendo depositadas no GenBank como novas 








4.1. Amostras biológicas 
 
4.1.1. Primatas não humanos 
 
Foram coletadas 184 amostras de sangue de primatas não humanos, dos quais 27% 
(49/184) eram animais de cativeiro e 73% (135/184) animais selvagens (Figura 10). As 
amostras coletadas representam praticamente todas as espécies de primatas registradas em 
Rondônia pertencentes às cinco famílias: Callitrichidae, Cebidae, Aotidae, Pitheciidae e 
Atelidae, em um total de 21 espécies. As únicas espécies de primatas conhecidos da região e 
não coletadas foram Mico rondoni (espécie recentemente descrita em Rondônia: FERRARI et 
al., 2010) e Callimico goeldii (sagui goeldi), ambos da família Callitrichidae. 
 
 
Figura 10 – Distribuição percentual do número de amostras obtidas de animais mantidos em cativeiro e 
animais selvagens. 
 
A espécie mais comum foi Sapajus apella (macaco-prego) (17,9%), seguido pelas 
espécies Pithecia irrorata (parauacú ou macaco velho) e Ateles chamek (coatá ou macaco-
aranha-de-cara-preta), 12% de cada espécie. As espécies menos comuns foram Sapajus cay 





bernhardi), das quais foram coletas amostras de apenas um animal de cada espécie, 
correspondendo a 0,5% (Figura 11). 
 
 
Figura 11 – Número de primatas não humanos analisados com as respectivas espécies infectadas. Numeração a 




De acordo com o critério de seleção das amostras de DNA de origem humana de 
plasmódio, foram selecionadas 180 amostras de DNA genômico de plasmódios de três áreas 
ribeirinhas de Porto Velho – RO, conforme descrição na tabela 5. 
 
Tabela 5 – Amostras DNA de plasmódios de origem humana selecionadas para a avaliação de 




Jaci Paraná Vila Candelária Total 












Todos as amostras obtidas dos primatas não humanos foram submetidas à análise de 
lâmina de gota espessa e /ou esfrego e apenas 3 apresentaram parasitemia detectada (1,6%), 
sendo estas procedentes de animais de cativeiro, com formas sugestivas para plasmódio 
(Figura 12). Todas as formas de Plasmodium observadas nas lâminas positivas apresentavam 
semelhanças com as formas de P. vivax, sendo estas diagnosticadas inicialmente como P. 
vivax, pelos microscopistas da instituição. 
 O número de parasitas e a qualidade da preparação das lâminas impediram o 
diagnóstico de algumas lâminas, sendo estas consideradas negativas. 
 
 
Figura 12 – Formas de P. brasilianum em lâmina de esfregaço de Lagothrix cana cana (macaco-barrigudo). 
Coloração panótica rápida, utilizando o princípio de coloração de Romanowski. (A) Trofozoíto; (B) Esquizonte; 
(C) Gametócito imaturo. Morfologicamente, as formas apresentadas são semelhantes as formas de P. vivax. 
 
 4.2.2. Xenodiagóstico 
 
Dentre os 184 animais avaliados 80 (43,5%) destes foram submetidos ao 
xenodiagnóstico, tendo em vista às dificuldades logísticas envolvidas na realização do mesmo 
em animais selvagens.  No entanto, 23 animais (28,75%) não foram avaliados devido a 
problemas tais como a não alimentação dos mosquitos ou a morte dos mesmos antes da sua 
dissecção. Os 57 animais restantes apresentaram uma taxa de infecção de 17,5% (10/57) nas 
análises microscópicas e 4,0% (2/57) nas análises moleculares (Tabela 6).  
O número de mosquitos positivos no xenodiagnóstico por animal avaliado variou de 
1 a 3 espécimes enquanto que o número de oocistos presentes em cada mosquito dissecado 





(presença de oocisto) formam submetidas ao Semi Nested PCR Multiplex para identificação 
da espécie de Plasmodium, sendo estas identificadas como P. brasilianum. 
  
Tabela 6 – Animais avaliados no xenodiagnóstico. 











Alouatta puruensis - 13/11 - - 
Aotus nigriceps - 18/14 1 - 
Ateles chamek - 20/20 1 - 
Ateles chamek - 30/10 1 - 
Ateles chamek - 20/14 - - 
Ateles chamek - 20/19 1 - 
Ateles chamek - 20/18 1 - 
Ateles chamek - 22/20 - - 
Callibela humilis - 4/3 - - 
Callicebus brunneus - 33/8 - - 
Cebus albifrons - 28/20 - - 
Lagothrix cana cana - 19/18 - - 
Lagothrix cana cana - 20/19 - - 
Lagothrix cana cana - 32/30 - - 
Lagothrix cana cana - 15/11 - - 
Lagothrix cana cana - 11/11 - - 
Lagothrix cana cana - 12/12 - - 
Lagothrix cana cana - 6/4 2 - 
Lagothrix cana cana - 17/12 - - 
Pithecia irrorata - 17/11 1 - 
Pithecia irrorata - 10/8 - - 
Pithecia irrorata - 21/15 - - 
Saimiri boliviensis - 10/6 - - 
Sapajus apella - 35/30 2 - 
Sapajus apella - 15/12 - - 
Sapajus apella - 23/20 - - 
Sapajus apella - 10/8 - - 
Sapajus apella - 8/5 - - 
Sapajus apella - 22/19 - - 
Sapajus apella - 15/11 - - 
Sapajus apella - 10/5 - - 
Sapajus apella - 8/7 - - 
Sapajus apella - 8/3 - - 
Sapajus apella + Pb 5/3 - - 
Selvagem 
Alouatta puruensis - 12/10 - - 
Alouatta puruensis - 10/4 - - 
Alouatta puruensis - 25/8 - - 
Alouatta puruensis - 20/9 - - 
Alouatta puruensis - 5/3 - - 
Aotus nigriceps - 20/11 - - 
Aotus nigriceps - 5/2 - - 





Ateles chamek - 13/6 - - 
Callicebus brunneus - 21/20 - - 
Callicebus brunneus - 3/2 - - 
Callicebus dubius + Pb 8/5 3 3 
Cebuella pygmaea niveiventris - 5/2 - - 
Cebuella pygmaea niveiventris - 4/1 - - 
Chiropotes albinasus - 16/8 - - 
Lagothrix cana cana - 16/1 - - 
Lagothrix cana cana + Pb 7/3 1 1 
Pithecia irrorata - 25/14 - - 
Pithecia irrorata + Pb 24/16 - - 
Pithecia irrorata + Pb 25/13 - - 
Pithecia irrorata + Pb 21/17 - - 
Saimiri boliviensis - 9/3 - - 
Sapajus apella - 9/4 - - 
Total 
 
6 896/600 10 2 
a = Semi Nested PCR Multiplex de amostra de sangue de primatas não humanos 
b = Microscopia do estômago de mosquito An. darlingi 
c = Semi Nested PCR Multiplex dos estômagos de mosquito An. darlingi positivos em microscopia 
individualmente 
+ Pb = animal positivo para P. brasilianum. 
 
 
Figura 13 – Lâmina fresca do estômago de An. darlingi alimentado em Lagothrix cana cana infectado com 
oocisto de P. brasilianum. 
 
4.3. Identificação de Espécie de Plasmodium por PCR e Sequenciamento 
 
4.3.1. Primatas não humanos 
 
No Semi Nested PCR Multiplex, do total de 184 amostras avaliadas, 19 revelaram-se 
positivas para Plasmodium, incluindo os animais positivos pela microscopia, apresentando 





0,5% (1/184) para P. falciparum e 1,1% (2/184) para infecção mista (P. falciparum + P. 
brasilianum) (Figura 14). Não foi detectada infecção por P. vivax ou P. simium em nenhuma 
das 184 amostras analisadas, apesar da alta prevalência de infecções por P. vivax na 
população humana em algumas regiões do Estado de Rondônia. Dessa forma, a taxa de 
infecção revelada por microscopia foi 1,6% (3/184), enquanto que por Semi Nested PCR 
Mutiplex foi 10,3% (19/184) (Tabela 7).  
As seguintes espécies de primatas não humanos foram encontradas infectadas com 
Plasmodium sp.: Sapajus apella (macaco-prego) e Saimiri ustus (macaco de cheiro ou mão de 
ouro) da família Cebidae; Callicebus brunneus (zogue-zogue), Callicebus dubius (zogue-
zogue), Chiropotes albinasus (cuxiú-de-nariz-branco) e Pithecia irrorata (parauacú ou 
macaco-cabeludo) da família Pitheciidae; Alouatta puruensis (bugio ou guariba), Ateles 
chamek (coatá ou macaco-aranha-de-cara-preta) e Lagothrix cana cana (macaco-barrigudo) 
da família Atelidae; e Aotus nigriceps da família Aotidae (Figura 11 e Tabela 7). Este último é 
descrito aqui pela primeira vez como sendo naturalmente infectados com Plasmodium, neste 
caso com P. brasilianum, originário de área afetada pela construção da UHE de Jirau. 
DNA positivo para P. falciparum foi detectado em espécimes de Alouatta puruensis 
(animal de cativeiro), Callicebus brunneus e Lagothrix cana cana (animais selvagens), das 
quais duas espécies (Callicebus. brunneus e Lagothrix cana cana) tinha infecções mistas (P. 
falciparum + P. brasilianum). Do total de 21 espécies de primatas não humanos examinadas, 
10 espécies foram encontradas infectadas com Plasmodium (Tabela 7). 
A espécie de primata não humano com o segundo maior número de espécimes 
avaliadas (22) e com a maior taxa de infecção foi a Pithecia irrorata (Família Pitheciidae), 
com uma taxa de infecção de 27,3% (6/22). A família Pitheciidae apresentou maior taxa de 
infecção 20,5% (9/44 espécimes da família Pitheciidae). Além da espécie Pithecia irrorata, as 
seguintes espécies dentro desta mesma família foram encontradas infectadas: Callicebus 
brunneus (1/11), Callicebus dubius (1/2) e Chiropotes albinasus (1/2).  Com exceção da 
família Callitrichidae, todas as famílias de primatas não humanos tiveram representantes 
infectados (Tabela 7). 
Com relação ao local de origem dos animais, observa-se um maior número de 
infecções por Plasmodium em animais selvagens (17/135) que em animais de cativeiro, dos 
quais apenas 2 animais foram encontrados infectados (2/49). Dentre os animais selvagens, o 
número de infecção por Plasmodium foi maior em animais de áreas florestais de instabilidade 





Tabela 7: Frequência de Plasmodium sp. por Semi Nested PCR Multiplex em primatas não 
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N = número de espécimes. 
Pb = P. brasilianum. 
Pf = P. falciparum. 
% = porcentagem em relação ao total de espécimes. 
Origem - Área = áreas florestais descritas na Figura 8. 
Cativ = animais de cativeiro. 
Expoente 1 e 2 = indica o número de espécimes com Plasmodium. 
bf = P. brasilianum + P. falciparum 







Figura 14 – Detecção de infecção por P. brasilianum e infecção mista (P. brasilianum + P. falciparum) em 
amostras de primatas não humanos pela amplificação de PCR Multiplex. (PM) Peso molecular 100 pares de 
base: pb; (S69) e (S70) DNA de Pithecia irrorata positiva para P. brasilianum; (S71) DNA de Saguinus weddelli 
negativo para Plasmodium; (S72) DNA de Callicebus brunneus e (S103) DNA de Lagothrix cana cana positivo 
para P. brasilianum + P. falciparum; (H2O) controle negativo. 
 
Tabela 8 – Número de infecção por Plasmodium em primatas não humanos por Semi 
Nested PCR Multiplex, de acordo área de coleta. 
Área 




Floresta com instabilidade ecológica 82 11 
Floresta atualmente estável 53 6 
Cativeiro 49 2 




Dentre as 180 amostras de DNA de origem humana avaliadas, 6 estavam positivas 
para P. malariae, correspondendo a uma taxa de infecção de 3,3%, anteriormente diagnósticas 
como P. vivax e negativas nas análises microscópicas (Tabela 9). As amostras positivas para 





5). Vila Candelária é uma área que está sendo afetada pela construção da UHE de Santo 
Antônio e como as demais áreas apresentam população de primatas não humanos nos 
fragmentos florestas próximos das áreas de habitação humana. 
 Nestas análises moleculares, além das amostras positivas para P. malariae, 
observados também amostras positivas para P. vivax e P. falciparum (Tabela 9). 
 
Tabela 9 – Número de infecção por Plasmodium em humanos por Semi Nested PCR Multiplex 
comparado com as análises microscópicas realizadas anteriormente. 
 
Cachoeira de Teotônio Jaci Paraná Vila Candelária 
Total de 










V 20 4 10 1 30 6 11 
F 4 2 - - - - 2 
M - - - - - 6 6 
Neg 1 19 29 38 86 104 161 
Total 25 39 116 180 
V = P. vivax; F = P. falciparum; M = P. malariae; Neg = Negativo. Em destaque cinza, os casos de P. malariae. 
 
4.4. Análise das sequências do gene 18S rRNA 
 
O sequenciamento foi realizado a partir dos produtos de PCR de todas as amostras 
positivas para Plasmodium de primatas não humanos e humanos, sendo confirmado o 
diagnóstico. Nesta análise utilizamos as sequências das amostras amplificadas a partir da 1º 
PCR (fragmento correspondente ao gênero), pois algumas foram sequenciadas a partir do 2º 
PCR (fragmento espécie específica) por não obtenção do fragmento da primeira reação de 
PCR – Semi Neste PCR (provavelmente devido ao fato de menor quantidade de DNA do 
parasita).  
Quando comparadas com sequências de Plasmodium do Genbank, foi demonstrada 
similaridade de mais de 90% entre 10 amostras de primatas não humanos e P. brasilianum/P. 
malariae, 3 amostras de primatas não humanos e P. falciparum e 4 amostras de origem 
humana e P. brasilianum/P. malariae.  
As análises dos alinhamentos das 3 sequências representativas de primatas (S39, S69, 
S141) para P. brasilianum apresentaram menos de 1% de divergência entre elas. Quando 
comparadas com sequências de P. brasilianum (AF130735) e P. malariae (AF145336 e 
AF145336) foi demonstrado maior similaridade para P. brasilianum 99,48% que para P. 
malariae 99,97%. Já nas amostras de origem humana os alinhamentos de 3 sequências 





divergência entre elas e quanto comparadas com sequências de P. brasilianum e P. malariae 
apresentaram maior similaridade para P. brasilianum (99%) que para P. malariae (98%). 
Na análise das 3 sequências de P. falciparum obtidas de primatas não humanos (S34, 
S72, S103), o alinhamento demonstrou menos de 0,5% de divergência entre elas. Quando 
comparadas com sequências de P. falciparum do Genbank (HQ283220) apresentou 
similaridade de 99,56%. 
Sequências obtidas de P. brasilianum de primatas foram comparadas com sequências 
de referência para espécies depositadas no GenBank: sequência completa de P. malariae 
Uganda -1/CDC (M54897; GOMAN et al., 1991), parcial sequência de isolados de Papua 
Nova Guiné (AF145336, MEHLOTRA et al., 2000) e parcial sequência P. brasilianum 
(AF130735; FANDEUR et al., 2000), assim como das sequências completa do gene A de P. 
falciparum (M19172; MCCUTCHAN et al., 1988) e P. vivax (X13926; WATERS; 
MCCUTCHAN, 1989). O alinhamento parcial das sequências (Figura 15) mostra a 
similaridade existente entre as sequências de primatas e P. malariae e P. brasilianum, com 
divergência entre as sequências de P. falciparum e P. vivax. O alinhamento completo 
encontra-se no Anexo 5. 
 
                     10        20        30        40        50        60        70        80 
                      |         |         |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  ATAttaaaattgttgcagttaaaacgCTCGTAGTTGAATTTCAAGGAATCAATATTTTAAGTAATGCTTTGTATATTTAT 
Pm PNG       ---............................................................................. 
Pb           ---............................................................................. 
S39          T............................................................................... 
S69          T............................................................................... 
S141         TTA............................................................................. 
Pf           ATAttaaaattgttgcagttaaaacg..................A.....G........---------...--------- 
Pv           ATAttaaaattgttgcagttaaaacg..................A.....G........AGCAACGCT.CT--------- 
 
                     90       100       110       120       130       140       150       160 
                      |         |         |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  AACATAGTTGTACGTTAAGAATAACCGCCAAGGCTTATATTTTTTCTGTTACATTTTGTTTTATTAATATATATATGCGT 
Pm PNG       ....A...................A.......CG.............................................. 
Pb           ....A...................A.......CG.............................................. 
S39          ....A.........C.........A.......CG.............................................. 
S69          ....A...................A.......CG.............................................. 
S141         ....A...................A.......CG.............................................. 
Pf           --------TAACTATT-----------CTAGGGGAAC.AT...AG..T..GGCT..AA.ACGC..CC.C...TAT.AT.. 
Pv           ----------AGCTTA---A-------TCCACATAAC.GA.AC...GTA.CGAC.....GCGCA.TT.GCTAT...GT..  
 
Figura 15 – Alinhamento múltiplo parcial das sequências do gene 18S rRNA obtidas de primatas não humanos 
com sequências do GenBank. As sequências obtidas de primatas não humanos são alinhadas com a sequência 
de P. malariae (Pm) Uganda-1, bem como uma sequência parcial de Papua Nova Guiné (PNG) e isolado P. 
brasilianum (Pb) do Genbank. S39, S69 e S141 indicam as três amostras representativas de primatas não 
humanos diagnosticadas como P. brasilianum. Letras minúsculas indicam a região do primer Plgen18SF gênero 








O impacto e a interação da malária de primatas não humanos na dinâmica de 
transmissão da malária humana em áreas onde ambos hospedeiros coexistem ainda não são 
bem esclarecidos. Na região Amazônica, aonde existem densas florestas povoadas por uma 
grande diversidade de animais, as dificuldades na investigação dessa dinâmica se relacionam, 
principalmente, as poucas oportunidades para obtenção de amostras de primatas não humanos 
em áreas onde a malária humana está sempre presente. 
Neste estudo foi investigada a ocorrência de infecção por Plasmodium em primatas 
não humanos no estado de Rondônia na Amazônia Ocidental Brasileira, aonde se encontram 
áreas de alta prevalência de malária humana. Os primatas não humanos incluem animais 
criados em cativeiro e selvagens.  Os animais selvagens estudados pertenciam a duas áreas 
distintas: (i) área de floresta de instabilidade ecológica (local de construção de hidrelétricas, 
extração de madeira, etc.) e (ii) área de floresta atualmente estável (antigas áreas de 
mineração e extração de borracha, atividade agrícola, etc.). 
Os resultados obtidos pela análise de microscopia revelaram índices de parasitemia 
muito baixos nos primatas não humanos. A baixa parasitemia em primatas não humanos é 
comum, no entanto, esta se apresenta persistente em infecções por P. brasilianum (DEANE, 
1992) e/ou P. malariae (HAYAKAWA et al., 2009). Em casos de parasitemia muito baixa, a 
leitura de lâminas não é eficiente para a detecção de parasitas demandando tempo em demasia 
para uma análise confiável. Além disso, este tipo de exame pode levar a uma identificação 
errônea de diferentes espécies de plasmódios, sendo algumas morfologicamente difíceis de 
distinguir entre si (ÁVILA, 2005), principalmente em se tratando de espécies de plasmódios 
de primatas não humanos e humanos (COCHRANE et al., 1985; COATNEY et al., 2003).  
Ao se comparar os resultados de microscopia com os moleculares, observamos 
grandes discrepâncias. O que não causa surpresa, pois é sabido que a sensibilidade e 
especificidade da microscopia são limitadas por vários fatores (SNOUNOU et al., 1993). 
Além disso, o diagnóstico de P. vivax em todas as lâminas de primatas não humanos 
registradas neste estudo como positivas, não foi confirmado nas análises moleculares, sendo 
na verdade P. brasilianum, devido à similaridade morfológica entre P. brasilianum e P. 
malariae (COCHRANE et al., 1985) e igualmente entre P. malariae e P. vivax (COATNEY 





malariae em humanos no Estado de Rondônia como em todas as regiões onde esta espécie 
ocorre (CAVASINI et al. 2000; SCOPEL et al. 2004). 
Até o momento a caracterização de P. brasilianum, assim como de P. malariae por 
microscopia é feita pela observação de pequenas particularidades apresentadas tais como os 
médios trofozoítos de P. malariae e P. brasilianum que se dispõe em faixa transversal dentro 
das hemácias. Embora estas formas de faixas possam ser encontradas no sangue de todas as 
espécies de macacos susceptíveis à infecção, ocorrem com maior frequência em espécies de 
Alouatta (COATNEY et al., 2003). No entanto, não foi possível a observação das formas de 
faixas tendo em vista que nenhum primata infectado por P. brasilianum pertencia ao gênero 
Alouatta.  
Ao realizarmos a análise molecular das amostras de primatas não humanos, 
percebemos a quantidade significativamente maior de resultados positivos para PCR, 
similarmente a estudos prévios (FANDEUR et al., 2000; DUARTE et al., 2008). Das 184 
amostras analisadas, obtivemos 19 resultados positivos (10,3%) para Semi Nested PCR 
Multiplex contrastando com apenas 3  amostras positivas (1,6%) para as análises 
microscópicas. Em quase todos os casos, a parasitemia observada foi muito baixa e, por 
vezes, a má qualidade das lâminas devido às dificuldades logísticas bem como a pequena 
quantidade de sangue obtido de alguns animais, impediram a identificação das espécies de 
parasitas ou até mesmo a obtenção de inequívocos diagnósticos por microscopia ótica. 
No Brasil, a malária de primatas não humanos não apresenta distribuição uniforme, 
sendo mais frequente na região Sudeste, seguida pelas regiões Sul e Norte e, ausente na região 
Nordeste Semiárido (DEANE, 1992). Mesmo com o maior número de espécies de primatas 
não humanos, a Região Amazônica sempre apresentou taxas de infecção consideradas altas, 
mas mesmo assim menores do que àquelas observadas nas regiões Sudeste e Sul (DEANE, 
1976, 1992; LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 1995), como observado nos resultados 
obtidos. Uma das explicações seria que além de P. brasilianum, as regiões Sul e Sudeste 
apresentam infecções por P. simium. No entanto, a infecção de maior frequência nessas áreas 
é por P. brasilianum (46,3%), sendo ainda superior a da Região Amazônica. Sabe-se que o 
gênero Alouatta é o mais susceptível quando comparada com os demais, sendo o Alouatta 
guariba e o Alouatta clamitans as espécies mais frequentemente encontradas infectadas, no 
entanto, estas espécies não são encontradas na Região Amazônica (DEANE, 1992). Além 
disso, com a vasta destruição da Mata Atlântica, as espécies do gênero Alouatta são as que 





BICCA-MARQUES & CALEGARO-MARQUES, 1995), sobrevivendo bem nessas 
condições mesmo em grandes grupos. Em algumas regiões a sua densidade tem determinado a 
prevalência de malária de primatas não humanos, juntamente com a espécie Ateles chamek 
(DEANE et al., 1969; DEANE, 1976; LORENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 1995). As 
únicas espécies do gênero Alouatta analisadas no presente estudo, foram exemplares de 
Alouatta puruensis e Alouatta caraya, que se mostraram negativas para infecção por P. 
brasilianum. No entanto, Alouatta puruensis tem sido frequentemente encontrado infectado 
na Amazônia Brasileira (DEANE & ALMEIDA, 1967; DEANE et al., 1969; DEANE; 
FERREIRA-NETO 1969). 
A percentagem de primatas não humanos infectados por Plasmodium em nosso 
estudo (10,3%) é quase a mesma daquela observada em estudos anteriores (DEANE, 1992; 
LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 1995). Estudos similares realizados em Florestas 
da Guiana Francesa relataram elevada prevalência de anticorpos contra a proteína CSP de P. 
malariae/P. brasilianum (73%) (VOLNEY et al., 2002), bem como uma elevada taxa de 
infecção (11,3%) obtida pela análise por PCR (FANDEUR et al., 2000) em primatas não 
humanos selvagens. 
Nossos resultados apresentaram maior prevalência de P. brasilianum em animais 
selvagens (12,6%) do que em animais criados em cativeiro (4,1%). Wolfe et al., (2002) 
obtiveram resultados diferentes com orangotangos da Indonésia, sugerindo que a alta 
prevalência de Plasmodium em animais de cativeiro está relacionado ao aumento do nível de 
estresse causado pela mudança de comportamento do animal ao novo ambiente de cativeiro, 
tais como diminuição do uso de árvores, a desnutrição e a sua maior proximidade aos seres 
humanos, contribuindo para os níveis mais elevados de infecções. No entanto, os animais do 
Parque Ecológico de Porto Velho vivem em cativeiro há longo tempo e provavelmente já 
estão adaptados a esta condição e, os animais apreendidos pelo IBAMA foram analisados 
logo após a apreensão e, são principalmente animais adultos adaptados as condições de 
animais de estimação. 
Infecções incomuns em micos, animais da família Callitrichidae, foram encontradas 
em áreas com instabilidade ambiental (construção de hidrelétricas) (DE ARRUDA, 1985; 
THOISY et al., 2000), o mesmo ocorreu em nossas análises na qual observamos um caso 
inesperado de infecção em Aotus nigriceps originário de áreas afetadas pela construção das 





estresse de potenciais hospedeiros que passam por alterações de habitat naturais, devido à 
ação antrópica (ULLREY, 1993). 
Infecção por P. brasilianum é bem comum em diversas espécies de macacos, 
principalmente Cebidae e Atelidae, e raramente em exemplares da família Callithricidae 
(LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 1995). Em parte, isto pode estar relacionado à 
morfologia do animal (tamanho do corpo), a sua socioecologia (número de indivíduos no 
bando) e ao seu comportamento (uso de abrigos noturnos) (DAVIES et al., 1991; NUNN & 
HEYMANN, 2005), o que favorece ou não o ataque por vetores da malária.  Observamos 10 
espécies de primatas não humanos infectados por Plasmodium dentre as quais a espécie com o 
segundo maior número de espécimes avaliadas, além da maior taxa de infecção (27,3%) foi a 
Pithecia irrorata (Família Pitheciidae). 
A família Pitheciidae apresentou a maior taxa de infecção enquanto que nenhuma 
espécie da família Callitrichidae foi infectada. As espécies da família Callitrichidae são 
menos susceptíveis a infecção por Plasmodium (LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 
1995). Somente duas espécies da família Callitrichidae foram descritas com plasmódio, 
Saguinus geoffroyi e Saguinus midas, apresentando uma taxa de infecção muito baixa, entre 2 
a 3% (PORTER et al., 1966; BAERG, 1971; DE ARRUDA, 1985; FANDEUR et al., 2000; 
THOISY et al., 2000; VOLNEY et al., 2002). No Brasil, tais espécies apresentam 
frequentemente resultados negativos para infecção por Plasmodium (DEANE, 1967, 1992). 
No entanto, algumas espécies da família Callitrichidae são experimentalmente susceptíveis 
tanto ao P. simium quanto a alguns plasmódios humanos (DEANE, 1967). Os abrigos 
noturnos utilizados por estes animais bem como o peso e o tamanho do bando aparentemente 
não favorecem o contato dessas espécies com os vetores da malária (DAVIES et al., 1991). 
Em geral, as espécies de maior dimensão e que vivem em grandes grupos 
apresentaram elevada taxa de infecção: Pithecia irrorata (27,3%), Ateles chamek (13,6%) e 
Lagothrix cana cana (12,5%). As espécies Chiropotes albinasus e Callicebus dubius 
apresentaram taxa de infecção de 50%, mas apenas dois espécimes de cada espécie foram 
analisadas, o que resultou nesta alta taxa de infecção. Entretanto, a mesma taxa de infecção 
para Chiropotes chiropotes foi observada por Lourenço-de-Oliveira & Deane (1995) em 6 
espécimes avaliadas durante a constração da UHE de Balbina em Manaus -AM. Três das 
quatro espécies e subespécies de Chiropotes (HERSHKOVITZ, 1985), foram previamente 
descritas infectadas no Brasil, com altas taxas de infecções: Chiropotes albinasus - 33,3% 





chiropotes – 18,2% a 50% (LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 1995), evidenciando 
que este gênero apresenta maior suscetibilidade ao Plasmodium. 
Sapajus apella, antes considerada como subespécie da espécie Cebus apella, foi uma 
das espécies com maior número de espécimes avaliados. Animais dessa espécie são 
comumente encontrados em sua área de distribuição, além de ser uma das espécies de 
preferência para criação como animal de estimação. No entanto, estudos anteriores 
demonstraram que a espécie Sapajus apella apresenta uma taxa de infecção baixa para 
malária (DE ARRUDA, 1985; DEANE, 1992; FANDEUR et al., 2000), corroborando os 
nossos resultados. 
Das espécies de primatas não humanos infectadas por P. brasilianum, registrou-se 
uma espécie, Aotus nigriceps, a qual foi descrita pela primeira vez como sendo naturalmente 
infectada. Embora, esta espécie seja uma das principais espécies utilizadas como modelo 
experimental nos estudos da malária humana e apresente susceptibilidade ao P. brasilianum e 
ao P. simium (COATNEY et al., 2003), o gênero Aotus sempre apresentou-se negativo nas 
pesquisas epidemiológicas, exceto um exemplar de Aotus vociferans, encontrado no Peru, a 
partir do qual Collins et al., (1985) isolaram a cepa conhecida como I/CDC de P. brasilianum. 
A razão para a ausência de infecção por Plasmodium deve-se ao fato de que a espécie Aotus é 
a única dentre os primatas neotropicais com hábitos noturnos (GARCIA & BRAZA, 1987), 
dormindo durante todo o dia em ocos de árvores e saindo apenas no período da noite. Esta 
característica diminui o contato com os vetores da malária (DUDLEY & MILTON, 1990), os 
quais tem o hábito de se alimentar de seus hospedeiros no período noturno quando estes estão 
em repouso (DAVIES et al., 1991).  
Ao contrário do P. brasilianum, a infecção por P. simium está restrita a três espécies 
de macacos da Mata Atlântica. No entanto, nunca foi descartada a possibilidade deste parasita 
infectar outras espécies de primatas não humanos bem como de ser encontrada em outras 
regiões do Brasil (DEANE, 1992; LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & DEANE, 1995). Dentre 
essas três espécies de primatas não humanos, uma esta presente na Amazônia, Alouatta 
caraya. No presente estudo apenas quatro exemplares desta espécie foram analisados, e 
nenhum caso de infecção por P. simium em primatas não humanos foi encontrado. Deane 
(1992) indicou que o P. simium, só foi encontrado em regiões em que o mosquito An. cruzii 
estava presente.  
An. cruzii tem sido descrito como o transmissor da malária de primatas não humanos 





al., 1970). Além disso, é descrito como o potencial vetor que transmite a malária de primatas 
não humanos aos humanos nas regiões Sul e Sudeste do Brasil devido ao seu comportamento 
acrodendrofílico e dispersão vertical (DEANE, 1992). Esse vetor é ausente na Região 
Amazônica e o P. simium também, fatos confirmados por nossas análises. No entanto, 
confirmamos igualmente que a circulação de P. brasilianum em primatas não humanos é 
comum na Região Amazônica. O vetor que transmite P. brasilianum na região Amazônica 
ainda não está definitivamente determinado. Lourenço-de-Oliveira & Luz (1996) sugerem 5 
espécies de mosquitos vetores, An. mediopunctatus, An. nuneztovari, An. oswaldoi, An. 
triannulatus e An. shannoni, por serem as espécies mais abundantes e de maior presença na 
copa das árvores durante as pesquisas entomológicas realizadas nas áreas das UHEs de 
Samuel (Porto Velho) e Balbina (Manaus).  
O An. darlingi, principal vetor da malária humana na Região Amazônica (TADEI & 
THATCHER, 2000; FORATTINI, 2002), não possui relação com a transmissão da malária de 
primatas não humanos na região, segundo Lourenço-de-Oliveira & Luz (1996).  No entanto, 
estudos anteriores não descartam a participação do An. darlingi na transmissão da malária de 
primatas não humanos, uma vez que esta espécie apresenta a capacidade de alimentar-se não 
apenas próximo ao solo, mas também na copa das árvores (DEANE et al., 1953), além de 
apresentar-se positivo ao P. brasilianum/P. malariae (DE ARRUDA et al., 1989). 
Similarmente, registramos o fato de o An. darlingi ter apresentado susceptibilidade a infecção 
ao P. brasilianum evidenciada por meio do xenodiagnóstico, cuja taxa de infecção foi de 
17,5% associada a presença de oocistos nos estômagos de An. darlingi. 
Alterações ambientais podem afetar o comportamento natural dos animais e vetores e 
facilitar o contato entre o homem e os primatas não humanos (FANDEUR et al., 2000). A 
densidade de Anopheles tende a aumentar e alguns vetores exibem uma conversão de hábitos 
essencialmente zoofílicos à antropofílicos (PATZ et al., 2000). Além disso, dos 5 anofelinos 
considerados possíveis vetores da malária de primatas não humanos na Região Amazônica 
(LOURENÇO-DE-OLIVEIRA & LUZ 1996), quatro deles (An. mediopunctatus, An. 
nuneztovari, An. oswaldoi e An. triannulatus) também são considerados vetores secundários 
ou ocasionais da malária humana (DE ARRUDA et al., 1986; OLIVEIRA-FERREIRA et al., 
1990; BRANQUINHO et al., 1993), de modo que não se pode descartar a possível situação 
zoonótica em nossa região. Embora os ciclos de transmissão da malária humana e dos 





esporádicas atribuídas ao parasita da malária de primatas não humanos podem ocorrer em 
áreas com alterações ambientais (FANDEUR et al., 2000, VOLNEY et al., 2002).  
A alta taxa de infecção por Plasmodium sugere elevada circulação de P. brasilianum 
em primatas locais, o que pode manter a malária humana residual na região. Casos de 
infecção por P. malariae em humanos apresentam taxas anuais de incidência de menos de 1% 
na Amazônia (WHO, 2005). No entanto, essa taxa pode ser subestimada devido aos 
problemas de diagnóstico microscópico discutido anteriormente. Cavasini et al., (2000) 
observaram taxas subestimadas de infecção por P. malariae em populações do Estado de 
Rondônia. Da mesma maneira observamos uma taxa de infecção de 3,3% por P. malariae nas 
amostras de origem humana na região de Porto Velho, nunca antes registrada. Além disso, 
estudos sorológicos encontraram níveis elevados de prevalência de anticorpos contra P. 
brasilianum/P. malariae em tribos indígenas na Bacia Amazônica do Brasil (DE ARRUDA et 
al., 1989). Os autores consideraram que estas taxas de infecção por P. malariae em humanos 
estavam relacionadas à presença de primatas não humanos mantidos pelos índios como 
animais de estimação. Ciclos enzoóticos silvestres envolvendo primatas não humanos na 
região Amazônica já foram identificados tanto para a dengue como para febre amarela 
(GUBLER, 2002; WHO, 2012) e um processo similar pode estar ocorrendo com P. 
malariae/P. brasilianum. 
Os dados obtidos no presente trabalho demonstram que a circulação de P. malariae e 
P. brasilianum em humanos e primatas não humanos existe em nossa região apesar do seu 
negligenciamento devido a diagnósticos errôneos dos casos humanos, os quais dificultam a 
compreensão da participação dos primatas não humanos na dinâmica de transmissão da 
malária humana na região. 
Dados genéticos sugerem que a transferência entre o hospedeiro humano e primatas 
não humanos de P. malariae e P. brasilianum ocorreu recentemente, mas a direção, ainda é 
desconhecida devido à escassez de sequências de amostras de primatas não humanos (TAZI & 
AYALA, 2011). Com base nos dados disponíveis atualmente, existe a possibilidade de P. 
malariae ter derivado de P. brasilianum, sendo, desta forma, considerada uma zoonose (TAZI 
& AYALA, 2011; GUIMARÃES et al., 2012). A transferência de espécies de Plasmodium 
entre os hospedeiros pode ser comum em áreas onde os dois coexistem com potenciais 
vetores. 
O presente trabalho relata o caso inédito de DNA positivo para P. falciparum em 





Alouatta puruensis, este apresentou uma infecção por P. falciparum, além das espécies 
Callicebus brunneus e Lagothrix cana cana, as quais apresentaram infecções mistas (P. 
falciparum + P. brasilianum). O primeiro caso de P. falciparum em primatas não humanos no 
Brasil foi descrito em duas espécies de Alouatta (Alouatta guariba e Alouatta caraya) da 
Mata Atlântica por Duarte et al., (2008). Estudos anteriores sempre apresentaram dados 
sorológicos com alta prevalência de anticorpos contra P. falciparum, sugerindo que estes 
animais tiveram contato com este parasito (VOLNEY et al., 2002; DUARTE et al., 2006). 
A espécie P. falciparum nunca tinha sido encontrada naturalmente em primatas não 
humanos silvestres, e foi considerada por décadas, espécie exclusiva de humanos, apesar de 
serem susceptíveis ao P. falciparum sob condições experimentais (CADIGAN et al., 1966; 
PORTER & YOUNG, 1967; COLLINS et al., 1968; CONTACOS & COLLINS, 1968; 
YOUNG & BAERG, 1969). No entanto, este conceito histórico foi contestado recentemente, 
desde a detecção de P. falciparum em chimpanzés, bonobos e gorilas na África (LIU et al., 
2010; RAYNER et al., 2011). Além disso, esses primatas não humanos apresentam uma 
diversidade de espécies de Plasmodium filogeneticamente semelhantes ao P. falciparum e P. 
reichenowi (ESCALANTE & AYALA, 1994; ESCALANTE et al., 1995; JEFFARES et al., 
2007). Isto indica que por longo tempo os macacos africanos tenham sido um reservatório de 
P. falciparum comprometendo as medidas de controle aplicadas até hoje.  
Com o achado do presente trabalho, e a possibilidade do P. falciparum infectar 
outras espécies de macacos do Novo Mundo, o cenário epidemiológico da malária na América 
do Sul se torna preocupante. A taxa de infecção por P. falciparum nos primatas não humanos 
em nossos estudos em Rondônia foi superior ao encontrado por Duarte et al., (2008). Esses 
dados sugerem que este tipo de infecção pode não ser uma raridade como questionado por 
Cormier (2010) e a possibilidade de primatas não humanos serem reservatório de P. 
falciparum não pode ser descartada. 
Nos últimos anos, a malária falciparum vem apresentando um declínio significativo, 
desde a adoção de terapia combinada com artemisinina pelo Ministério da Saúde e 
recomendada pela Organização Mundial de Saúde (OMS). A partir de 2006, o Brasil 
vislumbra uma redução na proporção de casos de malária falciparum significativa, quando 
nesse ano apresentou aproximadamente 26% de lâminas positivas para P. falciparum, e em 
2012 essa proporção caiu para 14%. Em Rondônia, essa diferença foi ainda maior, 24% e 





Nesse cenário, e admitindo que os primatas não humanos possam albergar o P. 
falciparum podemos questionar se a malária falciparum residual, que é observada em muitas 
áreas do estado de Rondônia, possui uma relação com a malária falciparum dos primatas não 








Os dados obtidos e os fatos originais observados no presente estudo vem somar-se a 
outras indicações da existência de interações entre a malária humana e a de primatas não 
humanos. Entretanto, não permitiu o esclarecimento de fatores no sentido em que ocorre a 
infecção, se do homem para o animal, ao animal para o homem, ou em ambos os sentidos, da 
sua dinâmica, frequência de ocorrência, e dos processos ecológicos envolvidos. 
 Dessa forma, podemos concluir que: 
 
 o presente estudo confirma resultados de estudos anteriores de Deane e colaboradores 
sobre a extensa distribuição de infecções naturais pelo P. brasilianum em numerosas 
espécies de primatas não humanos da Região Amazônica e inclui infecção de uma 
espécie (Aoutus nigriceps) não descrita anteriormente, mostrando que a lista de 
hospedeiro natural de Plasmodium ainda esta incompleta; 
 infecções por P. simium não detectadas nas amostras de sangue de primatas não 
humanos, não exclui a possibilidade da existência de circulação de P. simium na 
região, já que a amostragem de primatas não humanos susceptíveis naturalmente a esta 
espécie de Plasmodium foi muito pequena; 
 infecções humanas por P. malariae existe na região em localidades onde populações 
de primatas não humanos vivem próximos as áreas de habitação humana; 
 DNA positivo para P. falciparum em primatas não humanos de diferentes espécies em 
diferentes localidades de Rondônia pode esta relacionado com a manutenção da 
malária falciparum residual mantida em algumas regiões do Estado. 
 estes resultados mostram a importância da ação constante dos órgãos responsáveis 
pelo controle da malária, já que a possibilidade de um reservatório de malária de 
difícil inclusão nas medidas atualmente utilizadas para o controle da doença, possa ser 
responsável por focos de epidemias, manutenção da malária residual e o 
reaparecimento da malária em áreas já controladas. 
 
O esclarecimento de fatores intervindo na interação entre malária humana e de 
primatas não humanos exigem aprofundamento das análises moleculares, em número e em 
extensão genômica de parasitas de origem humana e simiana, possíveis preliminarmente, a 





É positivo assinalar que os resultados obtidos no presente estudo indicam que o 
Estado de Rondônia com suas peculiaridades ambientais, provocadas ou não pelo ser humano, 
é um local em que pesquisas desse tipo devem ter continuidade e podem levar a resultados 
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Anexo 5: Alinhamento completo das sequências obtidas de P. brasilianum de primatas foram 
comparadas com sequências de referência para espécies depositadas no GenBank. 
                     10        20        30        40        50        60 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  ATAttaaaattgttgcagttaaaacgCTCGTAGTTGAATTTCAAGGAATCAATATTTTAA 
Pm PNG       ---......................................................... 
Pb           ---......................................................... 
S39          T........................................................... 
S69          T........................................................... 
S141         TTA......................................................... 
Pf           ATAttaaaattgttgcagttaaaacg..................A.....G........- 
Pv           ATAttaaaattgttgcagttaaaacg..................A.....G........A 
 
                     70        80        90       100       110       120 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  GTAATGCTTTGTATATTTATAACATAGTTGTACGTTAAGAATAACCGCCAAGGCTTATAT 
Pm PNG       ........................A...................A.......CG...... 
Pb           ........................A...................A.......CG...... 
S39          ........................A.........C.........A.......CG...... 
S69          ........................A...................A.......CG...... 
S141         ........................A...................A.......CG...... 
Pf           --------...-----------------TAACTATT-----------CTAGGGGAAC.AT 
Pv           GCAACGCT.CT-------------------AGCTTA---A-------TCCACATAAC.GA  
 
                    130       140       150       160       170       180 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  TTTTTCTGTTACATTTTGTTTTATTAATATATATATGCGTTCTTATTATAAAAATGATTC 
Pm PNG       ............................................................ 
Pb           ............................................................ 
S39          ............................................................ 
S69          ............................................................ 
S141         ............................................................ 
Pf           ...AG..T..GGCT..AA.ACGC..CC.C...TAT.AT......TAA....C..A..... 
Pv           .AC...GTA.CGAC.....GCGCA.TT.GCTAT...GT......T.A..T.......... 
 
                    190       200       210       220       230       240 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  TTTTTAAAATTCTTTTGTATAATTTTTTATGCATGGGAATTTTGTTACTTTGAGTAAATT 
Pm PNG       ............................................................ 
Pb           ............................................................ 
S39          ............................................................ 
S69          ............................................................ 
S141         ............................................................ 
Pf           ..........C.CCACT.T.GC....GCT.TTT....G...................... 
Pv           .......GGACT..C.T.GC-----..CGGCTTG.AAGTCC................... 
 
                    250       260       270       280       290       300 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  AGAGTGTTCAAAGCAAACAGTTAAAACAGTTTCTGTGTTTGAATACTACAGCATGGAATA 
Pm PNG       ............................................................ 
Pb           ............................................................ 
S39          ............................................................ 
S69          ............................................................ 
S141         ............................................................ 
Pf           .........................G..T..A................T........... 







                    310       320       330       340       350       360 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  ACAAAATTGAACAAGTCAGAAGTTT--GTTCTTTTTTCTTATTTTGGCTTAGTTACGATT 
Pm PNG       .....................T...--................................. 
Pb           .....................T...--................................. 
S39          .....................T...--................................. 
S69          .....................T...--................................. 
S141         .....................T...--................................. 
Pf           ...............CT.A..T...TT................................. 
Pv           .....-...............T...T-C................................ 
 
                    370       380       390       400       410       420 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  AATAGGAGTAGCTTGGGGGCATTTGTATTCAGATGTCAGAGGTGAAATTCTTAGATTTTC 
Pm PNG       ............................................................ 
Pb           ............................................................ 
S39          ............................................................ 
S69          ............................................................ 
S141         ............................................................ 
Pf           ..................A....C.................................... 
Pv           ............................................................ 
 
                    430       440       450       460       470       480 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  TGGAGACAAGCAACTGCGAAAGCATATGCCTAAAATACTTCCATTAATCAAGAACGAAAG 
Pm PNG       .........................T.................................. 
Pb           .........................T.................................. 
S39          .........................T.................................. 
S69          .........................T.................................. 
S141         .........................T.................................. 
Pf           .......G.A...............T..T............................... 
Pv           .........A...............T.................................. 
 
                    490       500       510       520       530       540 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  TTAAGGGAGTGAAGACGATCAGATACCGTCGTAATCTTAACCATAAACTATGCCGACTAG  
Pm PNG       ............................................................ 
Pb           ............................................................ 
S39          ............................................................ 
S69          ............................................................ 
S141         .......................................................G.... 
Pf           ............................................................ 
Pv           ........................................................A.... 
 
                    550       560       570       580       590       600 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  GTGTTGGATGATAGTGTAAAAAATAAAAGAGACATTCTTATATATGAGTGTTTCTTTTAG 
Pm PNG       ..............A......................A...................... 
Pb           ..............A..............G.......A...................... 
S39          ..............A..............G.......A....G................. 
S69          ..............A..............G.......A...................... 
S141         ..............A..............G.......A...................... 
Pf           ...........A.....T...........--------.C..C.T.CGAG..GA..T.... 










                    610       620       630       640       650       660 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  ATAGCTTCCTTCAGTACCTTATGAGAAATCAAAGTCTTTGGGTTCTGGGGCGAGTATTCG 
Pm PNG       ............................................................ 
Pb           ............................................................ 
S39          C........................................................... 
S69          ............................................................ 
S141         C........................................................... 
Pf           ..T......................................................... 
Pv           ..T............G............................................ 
 
                    670       680       690       700       710       720 
                      |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1  CGCAAGCGAGAAAGTTAAAAGAACCGACGGAAGGGGAC--ACAGGCGTGGAGCTTGCGGC 
Pm PNG       .......................TT.............CA.................... 
Pb           .......................TT.............CA.................... 
S39          .......................TT.............CA.................... 
S69          .......................TT.............CA.................... 
S141         .....................G.TT.............CA.................... 
Pf           .......................TT.............CA.................... 
Pv           .......................TT--...........CA.................... 
 
                   730       740       750       760       770       780 
                     |         |         |         |         |         | 
Pm Uganda 1 TTAATTTGACTCAACACGGGGAAACTCACTAGTTTAAGACAAGAGTAGGATTGACAGATT 
Pm PNG      ...........................................................T 
Pb          ...........................................................T 
S39         ...........................................................A 
S69         ...........................................................A 
S141        ...........................................................A 
Pf          ...........................................................T 
Pv          ....................A......................................T 
 
 
 
 
 
 
 
